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El incremento en la incidencia de fracturas y patología asociada a la pérdida de masa ósea 
hace necesaria más investigación sobre el proceso osteogénico. Los injertos, 
especialmente autólogos, eran considerados la opción terapéutica estándar, pero el 
desarrollo de nuevos biomateriales y los avances en terapia celular han convertido a la 
bioingeniería de tejidos en la mejor alternativa, al subsanar sus complicaciones. Está 
demostrado que la aplicación de células madre mesenquimales (MSC) sobre 
biomateriales que integran factores de crecimiento, acelera significativamente la 
regeneración y favorece la diferenciación. Las células mesenquimales de pulpa dental 
(DPSC) han ido ganando merecido protagonismo y hoy son objeto de numerosos estudios 
experimentales por su carácter pluripotencial, fácil acceso y biodisponibilidad, 
propiedades que las convierten en una fuente segura de estudio. Esta investigación trata 
de encontrar un sustituto óseo ideal a partir del cual se puedan establecer protocolos 
reproducibles que faciliten y agilicen los procesos de diferenciación osteogénica con 
seguridad y que sean aplicables en la práctica clínica. Para ello, hemos analizado los 
cambios histológicos y radiológicos en diferentes grupos de ratas a las que previamente 
habíamos provocado un defecto óseo crítico mandibular. Se ha estudiado la evolución del 
tejido en tres situaciones: sin tratamiento, aplicando el sustituto óseo OsteoBiol® Gen-
Os®; y combinando Gen-Os® y DPSC. Compararemos la actividad osteogénica de cada 
grupo; y determinaremos el papel y la implicación de cada material en la regeneración 
tisular. Las conclusiones resultan prometedoras y se demuestra nuevamente la función 
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The increase in the incidence of fractures and bone loss-associated pathology makes more 
research needed on the osteogenic process. Bone grafts, specifically autologous ones, 
were considered the standard therapeutic option, but the development of new biomaterials 
and the progress in cell-based therapies have made tissue bioengineering the best 
alternative, as it overcomes their complications. It is demonstrated that mesenchymal 
stem cells (MSC) application to biomaterials that embed growth factors, accelerates 
regeneration significantly and facilitates differentiation. Dental pulp stem cells (DPSC) 
have been gaining deserved importance and, today, they are the subject of many 
experimental studies due to their pluripotential nature, easy access and bioavailability, 
properties that made them a reliable source of research. This study tries to find an optimal 
bone substitute from which we could establish reproducible protocols that facilitate and 
speed up processes of osteogenic differentiation safely; and which are suitable in clinical 
practice. For that, we have analyzed histological and radiologic changes in different 
groups made up of rats that had previously caused a critical jaw bone defect. The tissue 
evolution have been studied in three situations: without any treatment, applying bone 
substitute OsteoBiol® Gen-Os®; and combining Gen-Os® and DPSC. Osteogenic 
activity will be compared between each group; and the role and involvement of each 
material in tissue regeneration will be determined. Conclusions look promising and it is 
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1.1 ESTADO ACTUAL DEL PROBLEMA 
 
La regeneración tisular tiene mucho potencial al ser de extraordinaria utilidad en 
medicina aplicada. Contamos con diferentes biomateriales disponibles, avanzados 
conocimientos en células madre(1–6) y la evidencia de que los factores de crecimiento 
favorecen la diferenciación y aceleran estos procesos(7,8). El presente trabajo trata de 
evaluar un modelo experimental de regeneración ósea de defecto mandibular en rata 
utilizando células madre de origen mesenquimal (MSC) obtenidas de material pulpar. 
Trataremos de encontrar un sustituto biológico ideal para regenerar defectos óseos 
críticos incrementando el potencial de las MSC a partir de soportes biológicos con una 
alta concentración de factores osteogénicos. 
 
La necesidad de esta investigación atiende a la situación actual del problema: 
numerosos estudios demuestran que muchas patologías y la toma de fármacos están 
asociados con la pérdida de masa ósea(9–16); sumado a una vida cada vez más sedentaria 
en los países desarrollados, afectando al metabolismo óseo(17). Un estudio reciente 
demuestra un incremento en la incidencia de pérdida de masa ósea en adultos a partir de 
los 40, predisponiendo a fracturas en ambos sexos por igual(18), aunque en otros estudios 
las mujeres serían las más afectadas(19). En España, según la International Osteoporosis 
Foundation, en 2015 la prevalencia de pérdida de densidad ósea en mayores de 50 años 
era del 22,5% en mujeres y 6,8% en hombres; se produjeron más de 330.000 fracturas 
por fragilidad en 2017(19). Esto supone un grave problema sanitario y de gestión, con 
más de 4.200 millones de euros invertidos en recursos(19). Eso es así teniendo en cuenta 
pacientes diagnosticados de osteoporosis, pero la cifra real asciende al incluir a pacientes 
con patología por consumo de fármacos, estilo de vida sedentario u otras enfermedades, 
pudiendo estar infradiagnosticada. Además, hasta el 5-10% de las fracturas no se 
resuelven espontáneamente, en algunos casos hasta el 50% de ellas(20). 
 
La investigación en biomateriales y bioingeniería está aumentando en estos años. 
Se trabaja en nuevos soportes y con terapia celular de diferentes estirpes. En este ensayo 
trataremos MSC de pulpa dental (DPSC): MSC accesibles y con mucho potencial(21–
 
 2 
23). Desarrollando un modelo quirúrgico, trataremos de establecer un protocolo seguro 
que facilite la osteogénesis y garantice su éxito con mínimas complicaciones. 
 
1.2  TERAPIAS CONVENCIONALES 
 
La terapia convencional más empleada en regeneración tisular es el injerto, de los 
que existen varios tipos(24–30)(Tabla 1): 
 




1.3  ALTERNATIVAS DE TRATAMIENTO 
 
1.3.1 Terapia celular 
 
La terapia celular utiliza células madre como instrumento terapéutico para el 
tratamiento de enfermedades.  
 
Se puede aplicar en diferentes ámbitos de la medicina, como en la regenerativa.  
 
Su objetivo es sustituir células dañadas por células nuevas que se obtienen de 
cultivos in vitro a partir de una fuente humana o animal. 
 
1.3.2 Ingeniería de tejidos 
 
Definiremos este concepto en el punto 1.4. 
 
1.4 PRINCIPIOS BÁSICOS DE LA INGENIERÍA DEL TEJIDO ÓSEO 
 
Surgió en los años 80 y se basa en un equipo multidisciplinar donde la biología 
molecular, la bioingeniería y la medicina, además de otras especialidades, son 
indispensables.  
 
Actúa como un espejo del organismo. Estudia los procedimientos orgánicos (como 
la auto-reparación), tratando de imitarlos y reproducirlos con materiales sintéticos. Su 
objetivo de reparar funciones o incluso mejorarlas cuando el organismo no es capaz por 
sí mismo.  
 
Las células, los scaffolds (soportes o matrices tridimensionales) y los factores de 






Tabla 2. Elementos fundamentales en la ingeniería de tejidos(5,31,32). 
 
 
1.5  LAS CÉLULAS MESENQUIMALES ESTROMALES (MSC) 
 
1.5.1 Concepto y antecedentes 
 
Las MSC son células madre adultas no hematopoyéticas que se obtienen de una 
fuente humana o animal.  
 
Tienen capacidad de autorenovarse y diferenciarse en células mesodérmicas 
(adipocitos, condrocitos, osteocitos), ectodérmicas (neurocitos) o endodérmicas 
(hepatocitos)(33).  
 






Tabla 3. Antecedentes históricos de la investigación con MSC(6,33–36). 
 
 
1.5.2 Fuentes de obtención de MSC 
 
La mayor población de MSC está en médula ósea (MO), pero también existen en 
tejido adiposo, pulpa dental, endometrio, placenta o sangre periférica. 
 
Su obtención a partir de MO y tejido adiposo es lo habitual, pero cada vez más 
ensayos aprovechan el material pulpar(21,37–39): muy accesible y no requiere 
intervenciones agresivas. Además, los dientes son desechos biológicos y es 
relativamente sencillo encontrar donantes(21).  
 
1.5.3 MSC dentales y sus propiedades biológicas 
 
La función biológica del material de la cámara pulpar es reparar dentina y esmalte; 




Tabla 4. Antecedentes históricos de la investigación con DPSC(40–43). 
 
 
Las DPSC son pluripotenciales y capaces de diferenciarse en tipos celulares como 
condrocitos, adipocitos o hepatocitos(44). Además, presentan capacidad 
inmunomoduladora(21).  
 
1.5.4 Perspectivas sobre el uso terapéutico de las MSC 
 
Su uso terapéutico está actualmente relacionado con enfermedades crónicas: 
autoinmunes, neurodegenerativas y cardiovasculares (isquémicas); y con 
enfermedades genéticas tipo osteogénesis imperfecta. También se utilizan con 
éxito en regeneración y reparación de tejidos como cartílago y huesos largos(36). 
 
El objetivo de las investigaciones con MSC es conseguir el control de la actividad 
celular sobre los diferentes scaffolds disponibles y dar con una combinación ideal: 
mayor compatibilidad y beneficio para el paciente, reduciendo el impacto 
negativo de la intervención(36). Poder establecer protocolos sobre su uso en un 
entorno seguro, facilitará su aplicación y se alcanzarán mejores resultados. 
También hay estudios dirigidos a desarrollar técnicas estandarizadas de extracción 
y cultivo de MSC(22). 
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1.5.5 Aplicaciones clínicas de las MSC dentales(22)(Tabla 5): 
 
Tabla 5. Aplicaciones clínicas en el momento actual y perspectivas de futuro en el uso de DPSC. 
 
 
1.6  ESTRATEGIAS DE LA INGENIERÍA DE TEJIDO ÓSEO 
 
Cada tipo de injerto tiene sus ventajas e inconvenientes. Ante la escasa 
biodisponibilidad de injertos autólogos; la baja capacidad osteoinductiva de los 
xenoinjertos; y el rechazo en aloinjertos, los biomateriales se alzan como la opción ideal. 
 
1.6.1 Bases fisiológicas de la regeneración ósea 
 
1.6.1.1 Histofisiología ósea 
 
El hueso es tejido conjuntivo mineralizado, muy estable, que da soporte a las 
partes blandas del cuerpo y sirve de inserción a los músculos. Está muy 
vascularizado e inervado, y se estructura en laminillas de matriz osteoide 
calcificada. Distinguimos dos zonas en función de la disposición de las 
laminillas: la cortical (disposición concéntrica); y el hueso esponjoso 
(disposición en forma de red donde está la MO)(45). 
 








B. Matriz orgánica (osteoide): formada por colágeno I (90%), y otras 
proteínas no colágenas: factores de crecimiento, proteoglicanos, 
glicoproteínas, proteínas procedentes del plasma o proteínas con ácido -
carboxi-glutámico. 
 
C. Matriz ósea: matriz extracelular mineralizada que contiene cristales de 
hidroxiapatita en un 65% (fosfato cálcico cristalizado). 
 
1.6.2 La regeneración ósea 
 
1.6.2.1 Fases de la regeneración ósea(47)(Tabla 7) 
 





1.6.2.2 Estado actual de terapias e investigación en regeneración ósea 
 
Las terapias se utilizan para tratar fracturas no consolidadas y que degeneran 
en pseudoartrosis. La intervención consiste colocar tornillos e injertos óseos 
que favorezcan la regeneración(48). 
 
La tendencia es hacia el uso de células madre. Sin embargo, para que sea 
posible, hay que establecer protocolos estandarizados desde la obtención del 
material celular hasta establecer los criterios clínicos; y en esta dirección es 
hacia donde se dirigen muchas investigaciones. Actualmente se están 
llevando a cabo ensayos con MSC de origen medular y adiposo, pero también 
con DPSC, sobre materiales biocompatibles en busca del “gold estándar”.  
 
Tanto en humanos como en pequeños mamíferos, se cuenta con estudios más 
avanzados y con mejores resultados en cirugía reconstructiva maxilofacial y 
dental(37,38). 
 
El fracaso en la regeneración espontánea de fracturas, llega en algunos casos 





En el mundo desarrollado hay un considerable aumento de la incidencia y prevalencia 
de patologías asociadas a la pérdida de masa ósea, localizada y generalizada.  
 
Utilizamos injertos, siendo de referencia el autólogo (es osteogénico, 
osteoconductivo, osteoconductor, aporta células osteocompetentes y su matriz 
extracelular es rica en proteínas de señalización; y es osteoconductor) con una estructura 
idéntica a la del hueso. 
 




- Morbilidad en la zona donante. 
- Biodisponibilidad. 
- Cantidad limitada de células osteocompetentes viables. 
- Prolongación en el tiempo de la intervención quirúrgica. 
 
Si analizamos el mecanismo de acción de los injertos observamos que el proceso de 
regeneración requiere mayoritariamente células con capacidad osteogénica existentes en 
los tejidos del propio paciente, siendo los tratamientos, simples facilitadores de su 
función.  
 




La codiferenciación de las DPSC en células endoteliales y osteoblastos llevará a la 
formación de tejido óseo vascularizado en un defecto óseo crítico, en un modelo 




Encontrar un sustito biológico ideal para la reparación de defectos óseos. En nuestro 
estudio experimental sugerimos que el potencial de regeneración ósea mediante DPSC, 
puede incrementarse al asociarlo con un scaffold, ya que aumenta la concentración de 
factores osteogénicos en el defecto.  
 
Para ello, debemos: 
 
- Describir y comparar histológicamente la regeneración con y sin DPSC, 
a los 3 y 6 meses. 
 




4 MATERIAL Y MÉTODOS 
 
Se realiza un estudio randomizado ciego. Se asignan los animales de forma aleatoria 
a cada grupo, y se desconoce el grupo al que pertenece cada muestra con la que se trabaja, 
así como el producto administrado. Todo ello, hasta la determinación y valoración de los 
resultados estadísticamente. 
 
4.1 ANIMAL DE EXPERIMENTACIÓN 
 
Ratas adultas macho, WISTAR Han™ (RccHan™:WIST), de 350g, de Harlan 
Laboratories Models, S.L. Todos los experimentos fueron realizados acorde a las 
directrices establecidas por el RD53/013 (Evaluación Favorable del Comité de Ética de 
la Universidad de Salamanca, con número de registro 361). 
 
4.2 MATERIAL BIOLÓGICO: OBTENCIÓN DE LAS CÉLULAS 
 
4.2.1 Obtención del tejido pulpar 
 
Para la extracción de DPSC, utilizamos los molares de 4 ratas (n=2 pulpas por 
extracción). La extirpación se realizó bajo anestesia general Isovet®, Braun 
vetcare S.A. (isofluorano) y de forma aséptica.  
 
Una vez obtenidas las piezas, se fracturaron con pinza gubia, y se accedió al 
material. Se obtuvo el tejido pulpar a través de una minicucharilla de legrado 
Hemingway® (Modelo 1145/0). 
 
Las muestras se depositaron en un tubo falcon (50 ml) con 30 ml de DMEM 
(Dulbecco´s Modified Eagle Medium ) (Gibco®, Invitrogen), que contiene 7 sales 
minerales, 14 aminoácidos, 9 vitaminas, 1gr/l de glucosa, 0,5 gr/l de L-glutamina, 
0,0150 gr/l de rojo fenol y 0,11 gr/l de piruvato, suplementado con penicilina (100 
U/ml), estreptomicina (100 μg/ml), y suero bovino fetal (SBF) al 10% 




Una vez obtenidas las muestras, los animales se sacrificaron con una inyección 
intraperitoneal de ketamina (Ketolar®), causándoles sobredosis. 
 
4.2.2 Disgregación enzimática 
 
El tejido se incubó durante 70 minutos a 37ºC y en agitación con colagenasa I (al 
0,2%) (Worthington Biochemicals Corporation®) y dispasa II (al 0,4%) (Sanko 
Junyaku, Tokio, Japón). Se centrifugó durante 10 minutos a 1200rpm, y el 
sedimento obtenido se sembró en placas de 9 cm2 y se incubó de nuevo a 37°C. 
 
4.2.3 Cultivo y expansión celular 
 
Las células se incubaron de nuevo a 37ºC, en ambiente húmedo y con 5% de CO2 
en DMEM (Dulbecco's Modified Eagle Medium®), suplementado con SBF 
(10%) (Equitech-Bio, Kerrville, TX®) y con penicilina (100 U/ml) y 
estreptomicina (100 μg/ml). Se reemplazó el medio de cultivo dos veces por 
semana y se fueron descartando las células no adheridas.  
 
El cultivo se mantuvo hasta que se consiguió una confluencia celular de, al menos, 
el 80-90%. Una vez alcanzado, se eliminó el medio de cultivo, se lavó con PBS 
estéril (GIBCO Invitrogen Corporation, Paisely, UK®) y se incubó 5 minutos a 
37ºC con tripsina 1 (0,05%) (GIBCO Invitrogen Corporation, Paisely, UK®). 
 
La tripsina 1 se neutralizó y añadimos medio de cultivo para MSC. Para aumentar 
la celularidad, se sembraron de nuevo a una concentración de 5.000 células/cm2 
en matraces más grandes, hasta el pase 10 (P10). 
 
Los resultados obtenidos mostraron que a partir del material y utilizando métodos 
de digestión enzimática es posible aislar células con las características esenciales 





4.2.4 Caracterización y diferenciación 
 
Se aislaron células para su caracterización inmunofenotípica e inducción a la 
diferenciación en varios pases (1, 3, 6 y 10) para comprobar su capacidad 
osteoblástica.  
 
Se cultivaron en las mismas condiciones dos muestras paralelas (a 37ºC, 5% de 
CO2 y humedad >90%): una para diferenciación a osteoblastos y otra control.  
 
El medio para diferenciación osteogénica (NH Osteodiff Médium, Miltenyi, 
Bistec, Germany) contenía β-glicerol fosfato, ácido ascórbico-2-fosfato, 
dexametasona y SBF. Los cultivos se mantuvieron 10 días y cada 3-4 se cambió 
el medio. A continuación, se lavaron con PBS y se fijaron durante 10 minutos con 
Merck KGaA, Darmstadt, Germany (etanol frío (70%)). 
 
Para demostrar la diferenciación a osteoblastos, se observó la actividad fosfatasa 
alcalina gracias a la tinción durante 20-30 minutos con NBT/BCIP (Nitroblue 
tetrazolium chloride 5-bromo-4-chloro-3-indolyl-phosphate, Roche, Basel, 
Switzerland); y se contrastó durante 2 minutos con hematoxilina (1 mL) (Merck 
KGaA, Darmstadt, Germany). 
 
4.3 MATRICES TRIDIMENSIONALES O SCAFFOLDS 
 
Utilizamos OsteoBiol® Gen-Os®, sustituto óseo de 250-1000 micras, en grano. Es 
de origen biológico (porcino) y está basado en hidroxiapatita (HA) y colágeno tipo I. Su 
composición es un 80% hueso esponjoso y un 20% cortical. 
 
4.4 MODELO DE EXPERIMENTACIÓN ANIMAL 
 
4.4.1 Diseño experimental, animales y  grupos 
 
En el diseño experimental se utilizaron 40 ratas macho adultas (n=40) distribuidas 
en grupos según la siguiente tabla(Tabla 8): 
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Tabla 8. Distribución de los animales. 
 
 
4.4.2 Técnica anestésica 
 
Los animales fueron anestesiados con una inyección de 75 mg/kg de Ketolar® 
50mg/mL Parke-Davis Grupo Pfizer (cloruro de ketamina); 50 mg/kg de Valium® 
10mg/2mL Roche Farma S.A. (diazepam) y 20 mg/kg de B/BRAUN 1 mg 
(atropina) a nivel intraperitoneal. 
 
4.4.3 Técnica quirúrgica 
 
La intervención quirúrgica tuvo lugar sobre tablas calefactadas de microcirugía, 
para evitar la pérdida de calor. El animal de experimentación se colocó en decúbito 
supino y se sujetaron las extremidades, exponiendo por completo el campo 
quirúrgico.  
 
Se utilizó, en todo momento, instrumental estéril y campana de flujo laminar; y se 
respetaron estrictas condiciones de asepsia. El campo quirúrgico se preparó 
rasurando la piel del animal y administrando Betadine, Asta Medica® (solución 
antiséptica de povidona yodada).  
 
El abordaje que se realizó fue submandibular, y se accedió al ángulo y a la rama 
ascendente de la mandíbula derecha. Se realizó un defecto óseo circular de 4,8 




Las osteotomías se realizaron con irrigación de suero fisiológico continuada y 
utilizando un micromotor eléctrico, con fresa trefina de 4,8 mm(Figura 1). 
 
 
Figura 1. Acceso a la cresta de inserción. Ostectomía circular con fresa trefina. 
 
Las heridas se suturaron por planos (con sutura reabsorbible para el plano 
muscular y no reabsorbible en la piel). 
 
Los materiales utilizados por grupos se resumen en la Tabla 9: 
 






Estos procedimientos se resumen en la Figura 2: 
 
 
Figura 2. Procedimientos en los tres grupos: Grupo C, Grupo G+M, Grupo G+M+S. 
 
Se realizó un seguimiento clínico postquirúrgico de los animales, en el que se 
analizó su estado general, la apariencia de la herida y la zona intervenida, la 
presencia de exudado o sangrado; y el rechazo de los biomateriales o membranas 
empleados, así como posibles cambios degenerativos por lesión del diente. 
 
Al finalizar la experimentación (a los 3 y 6 meses), los animales fueron 
sacrificados y se obtuvieron las muestras: se extrajo sangre total por punción 
aórtica, se extirparon las hemimandíbulas (en bloque) y se procedió a la recogida 
de tejido(Figura 3).  
 
 
Figura 3. Hemimandíbulas recién extirpadas: se observa el defecto realizado con la trefina. 
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En las piezas se identifican las zonas donde se provocaron las lesiones.  
 
- El tejido se introdujo en nitrógeno líquido y se conservó a -80ºC (en tubos 
de criocongelación). 
 
- Las hemimandíbulas se sumergieron en formaldehído 3,7-4,0% p/v 
tamponado a pH=7. 
 
- Y las muestras sanguíneas, obtenidas por punción aórtica, se 
centrifugaron 20 minutos a 4ºC, a 4500 rpm. Se extrajo el suero y tras 
dividirlas de forma proporcional, fueron congeladas a -80ºC. 
 
4.4.4 Comprobación de la viabilidad celular 
 
Como las DPSC son transportadas de un laboratorio a otro, comprobamos que las 
células implantadas son viables. Para ello, conservamos un volumen pequeño de 
células implantadas, se traslada de nuevo al laboratorio y se vuelven a sembrar. Si 
hay células vivas, proliferarán y se adherirán a la placa.   
 
4.4.5 Estudio radiológico 
 
Antes del sacrificio, dos animales de cada grupo, fueron sometidos a valoración 
radiológica por tomografía (CT) a los 3 y 6 meses.  
 
Se llevó a cabo un estudio densitométrico sobre la zona del defecto óseo para 
valorar su evolución. 
 
Las imágenes obtenidas por radiología se transfirieron al ordenador y fueron 
digitalizadas según niveles de grises (16 bits). El programa utilizado fue FIJI, de 
código abierto, “paquete de procesamiento de imágenes” (“distribución de 
IMAGE-J con complementos añadidos para el análisis de imágenes”) en su 




4.4.6 Estudio histológico 
 
4.4.6.1 Procesado de la muestra 
 
A. Material (Tabla 10): 
 
Tabla 10. Material para el procesado de las muestras. 
 
 
B. Preparación de las soluciones: 
 
Solución de Ácido Nítrico al 5 %. Se toman 5 ml de ácido nítrico y se 
diluyen en 95 ml agua destilada. 
 
Soluciones de etanol al 50%, 70%, 80% y 95%. Se toman 50, 70, 80 y 95 
ml de etanol absoluto y se mezclan con 50, 30, 20 y 5 ml, respectivamente, 
de agua destilada. 
 
C. Procedimiento (Tabla 11): 
 






D. Estudio histológico comparativo: 
 




5.1 OBTENCIÓN DE LAS CÉLULAS MADRE MESENQUIMALES DE PULPA 
DENTAL (DPSC) 
 
Las DPSC se obtuvieron con éxito a partir de la cámara pulpar de los molares de 4 
ratas (n=2 pulpas por extracción)(Figura 4). 
 
 





5.1.1 Estudio de la proliferación celular 
 
Tras la disgregación enzimática del material, las DPSC se sembraron hasta 
confluir (aproximadamente 10 días). A las 2 horas de obtener las células, la 
densidad era baja; a las 24 horas empiezan a contactar y proliferar; y a la semana 
alcanzan un 70% de confluencia. En 10 días se consigue el 100% de confluencia, 
momento en el que se obtiene la línea celular (pase 1). 
 
Se analizó la actividad fosfatasa alcalina en diferentes pases (1, 3, 6 y 10) para 
comprobar la diferenciación osteoblástica y se realizaron sucesivos cultivos para 
obtener más células.  
 





Se intervinieron 40 animales, provocando 36 lesiones mandibulares. Ningún 
animal murió en el postoperatorio, ni sufrió fracturas. En todos los grupos, el 
estado general de los animales ha sido favorable, salvo una ligera tumefacción de 
partes blandas por la osteotomía, resuelta espontáneamente. Se obtuvieron 36 
lesiones aptas para estudio, siendo su distribución la de la Tabla 8. 
 
5.2.2 Comprobación de la viabilidad celular en los implantes 
 
Tras la cirugía, los restos de los viales se sembraron en placas. En unos días 
aparecieron células pegadas a la placa, por tanto, células viables y proliferando. 
 
5.2.3 Análisis radiológico 
 
Todas las imágenes tomadas fueron aptas para el estudio. En este trabajo solo 
mostraremos la imagen radiológica de un defecto del grupo C a los 3 y 6 meses 
para valorar la curación a distintos tiempos. El área de estudio se define como un 
círculo de 4,8 mm de diámetro. Los resultados se recogen en la Tabla 12: 
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No se aprecian cambios a los 3 meses(Figura 5): 
 
Figura 5. Imagen radiológica de un defecto del grupo C a los 3 meses. 
Visualizamos los cambios a los 6 meses(Figura 6): 
 




5.2.4 Estudio histológico 
 





En las siguientes imágenes apreciamos los cambios en los grupos G+M; y G+M+S 






Por último, los cambios histológicos de los grupos G+M; y G+M+S a los 6 
meses(Figura 9): 
Figura 7. Reacción fibrosa de una lesión sin tratamiento. 
Figura 8. Hematoxilina/eosina del defecto óseo a los tres meses. 
A) Grupo G+M. Inflamación crónica. 




Figura 9. Hematoxilina/eosina del defecto óseo a los seis meses. 
A) Grupo G+M. Inflamación crónica. 
B) Grupo G+M+S. Osteogénesis. 
 
Los resultados se resumen en la Tabla 13: 
 








En la actualidad, está aumentando la patología asociada a la pérdida de masa ósea y 
las fracturas por fragilidad(18,19). Además, un porcentaje importante de ellas (entre el 5 
y el 50%) no evoluciona favorablemente de forma espontánea y requiere tratamiento 
quirúrgico(20). 
 
Conocemos ya las ventajas e inconvenientes de los diferentes injertos; y se ha 
justificado que su futuro terapéutico pasaría por el empleo de materiales aloplásticos 
biocompatibles que supongan los mínimos inconvenientes y los máximos beneficios para 
el paciente. Al mismo tiempo, el uso combinado de las MSC, cada vez más accesibles, y 
estos materiales podría favorecer la regeneración tisular y aceleraría los procesos.  
 
La ingeniería del tejido óseo requiere la combinación de factores osteoinductivos, 
células osteoprogenitoras, una matriz que de soporte y un adecuado aporte sanguíneo(49). 
Es aquí donde hemos observado que las DMSC juegan un papel fundamental. 
 
Con este estudio experimental hemos querido evaluar ese nivel de implicación de 
cada uno de estos materiales en la regeneración de un defecto mandibular crítico en rata. 
Se han analizado resultados obtenidos con dos tipos de biomateriales: membrana 
OsteoBiol® Evolution® (basada en fibras colágenas densas) y OsteoBiol® Gen-Os® 
(sustituto óseo de elevada osteoconductividad); y en qué medida el proceso se ve 




Los modelos animales son un paso esencial en el ensayo de nuevos materiales 
regenerativos y, en ellos, el defecto óseo experimental debe ser lo suficientemente grande 
para evitar la regeneración espontánea. Para lograr ese umbral de no regeneración se ha 
investigado en varios ensayos con animales. Los modelos animales basados en lesiones 
de tamaño crítico son válidos para estudiar defectos óseos en diferentes localizaciones 
como el cráneo o la mandíbula. Un defecto crítico se define como el que regenerará menos 
del 10% de hueso durante la vida del animal(50) y en la mandíbula de rata será un área 
de más de 4 mm de diámetro(51). Se han descrito modelos experimentales basados en 
mandíbula de rata para la regeneración ósea, porque los defectos ocasionados no 
mostraron regeneración espontánea y, por tanto, son válidos para estudiar materiales de 
formación ósea y sustitutos(52,53). De esta forma, el modelo experimental utilizado en 
nuestro estudio es óptimo para investigar la eficacia de las DPSC en la osteogénesis. 
Además, consideramos que es reproducible, tiene un alto rendimiento y es económico. 
 
Hemos observado que el acceso a la pulpa dental es fácil y la extracción de DPSC es 
altamente eficiente. En el año 2003, las DPSC se caracterizaron por medio de marcadores 
específicos de MSC(54), observando su capacidad de autorregeneración, diferenciación 
a múltiples linajes y su capacidad clonogénica; hallando DPSC capaces de formar dentina 
asociada con tejido pulpar in vivo. Otro estudio confirma la diferenciación de DPSC en 
odontoblastos al ser estimuladas por proteínas morfogenéticas óseas(55), y también ha 
sido demostrado su co-diferenciación en osteoblastos y endoteliocitos(56). Además, las 
DPSC pueden sobrevivir largos periodos, sin observarse signos de senectud(57,58). Por 
lo tanto, son células ideales para el estudio por su gran capacidad de diferenciación y su 
interacción con biomateriales. 
 
Se evaluaron 4 grupos: un grupo control, otro con el defecto sin tratar y dos bajo 
tratamiento y se realizaron 40 intervenciones quirúrgicas, obteniendo un defecto 
mandibular apto para el estudio en 36 de las ratas. El resto pertenecía al grupo control 
(n=4). Ninguna de las intervenciones presentó complicaciones.  
 
En la siguiente tabla quedan resumidos la distribución de grupos y materiales; y los 




Tabla 14. Resumen de materiales y resultados por grupos. 
 
 
En el grupo C sólo cubrimos con OsteoBiol® Revolution®. Histológicamente, se 
advierte una formación fibrótica (coágulo) como consecuencia de la liberación de 
mediadores inflamatorios tras el defecto provocado, sin apreciarse signos de regeneración 
en ningún momento(Figura 7). Las mandíbulas de dos animales de este grupo también 
se analizaron con pruebas radiológicas en las que no se observan signos de curación a los 
3 meses. Como consecuencia de la hipoxia continuada en los osteocitos que bordean la 
lesión (no llegan capilares), mueren y se necrosan, produciendo una degeneración 




Los defectos mandibulares de los animales de los grupos G+M y G+M+S sí han sido 
tratados (Figura 8 y Figura 9). El primero únicamente con OsteoBiol® Gen-Os®; y el 
segundo con sustituto óseo y DPSC. Histológicamente, las diferencias son muy evidentes. 
En el grupo G+M distinguimos, a los 3 meses, material necrótico (acelular) que se 
corresponde con el borde hipóxico de la lesión, mientras que en el grupo G+M+S ya hay 
alta celularidad. A este tiempo, también se aprecian, en ambos grupos, partículas de 
biomaterial, que en el caso del grupo G+M+S empiezan a ser rodeadas por trabéculas de 
matriz osteoide donde se incluyen algunos osteoblastos (que la empiezan a calcificar). El 
grupo G+M presenta abundante componente inflamatorio crónico rodeando el 
biomaterial. En este grupo, además, no se detecta actividad osteogénica ni a los 3, ni a los 
6 meses. Por otra parte, en el grupo G+M+S se objetivan, ya desde los 3 meses, células 
precursoras de osteoblastos, osteocitos maduros en las líneas de osificación y actividad 
osteoclástica que reabsorbe el biomaterial. A los 6 meses, tenemos una estructura ósea 
organizada, hay regeneración completa y estructura haversiana bien vascularizada. 
Obtenemos hueso adulto, que mantiene las dimensiones originales. El nivel de actividad 
osteogénica en el grupo G+M+S estaría, por tanto, vinculado directamente a la acción de 
las DPSC, la única variable que difiere del grupo G+M que a los 6 meses no había iniciado 
siquiera la regeneración. Como ya adelantábamos, se confirma que en los defectos críticos 
no hay evidencia de actividad osteogénica sin tratamiento quirúrgico y terapia celular, de 
tal modo que se confirma que en estas condiciones es necesario contar con material 
celular suficiente y con alta capacidad osteogénica. 
 
La co-diferenciación de las DPSC en osteoblastos y endotelocitos es la que consigue 
la integración completa de los vasos sanguíneos dentro de las líneas de osificación, 
llevando a la formación de tejido óseo vascularizado(56). Un ensayo clínico de 2019(59) 
demuestra que estas células producen vesículas extracelulares (VE) que contienen pro-
angiogénicos (factores como VEGF, angiopoyetina o angiogenina). Por otro lado, el 
propio biomaterial OsteoBiol® Gen-Os también tiene un pontencial angiogénico mayor 
que otros materiales sintéticos, al favorecer la secreción de VEGF(60). Estas propiedades 
hacen que no sea necesario recurrir a otros factores exógenos de crecimiento vascular(60). 
 
Parece demostrado, por tanto, que las DPSC son el elemento principal del proceso 
osteogénico que, además, completan en un período de tiempo de 6 meses. Las matrices 
aloplásticas quedarían en un segundo plano como mero facilitador de las funciones 
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celulares, aunque es básico que utilicemos las más adecuadas, porque servirá de soporte 
celular y facilitará la regeneración con factores osteoinductivos. Cada sustituto óseo 
posee unas propiedades diferentes y OsteoBiol® Gen-Os® parece ofrecer las mejores 
garantías para la osteogénesis. De hecho, un ensayo reciente(61) demuestra que la 
proliferación y reclutamiento de MSC es mayor con Gen-Os, que con otros aloplásticos 
como Bio-Oss. También, OsteoBiol® Gen-Os, de origen biológico, provoca menos 
reacción inflamatoria que otros biomateriales sintéticos como Bonelike(62). De hecho, 
en nuestras muestras con Gen-Os, apenas apreciamos células inflamatorias.  
 
Parece correcto afirmar que las propiedades de los diferentes elementos empleados 
en la regeneración de defectos óseos, favorecerían una correcta osteogénsis utilizados 
conjuntamente. Actuarían como un sustituto óseo ideal, permitiendo que el hueso se 




Nuestro estudio experimental demuestra que la combinación de DPSC con 
OsteoBiol® Gen-Os®, como sustituto óseo y la membrana OsteoBiol® Revolution®, 
completa con éxito la regeneración ósea de defectos críticos mandibulares en rata, sin 
presentar complicaciones. Esta conclusión se apoya en la gran capacidad osteogénica y 
angiogénica de las DPSC y la alta concentración de factores osteoinductivos que contiene 
el biomaterial. Podría establecerse como la combinación ideal en el tratamiento de 
defectos óseos, pero se debe continuar investigando en mecanismos de acción, dosis 
terapéuticas y otras posibles variables que puedan alterar los resultados.  
 
Si los estudios con animales continúan siendo favorables, debemos dar el siguiente 
paso y verificar en investigaciones en humanos si los resultados extraídos del modelo 
animal son reproducibles y seguros. Aunque los datos obtenidos hasta ahora son 
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